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RESUMEN 
En la hacienda “Mahanaim” del cantón Sucúa, perteneciente a la provincia de 
Morona Santiago, se utilizó la técnica de diagnóstico parasitológico FAMACHA 
con el objetivo de estimar su aplicabilidad en bovinos. Las unidades 
experimentales estuvieron constituidas por 70 bovinos mestizos, los cuales fueron 
identificados, se fotografió el color de la conjuntiva ocular y se tomaron muestras 
de sangre y heces, las mismas que fueron enviadas a AGROCALIDAD, para 
analizar y determinar: Leptospirosis, hemoparasitosis, biometría hemática y carga 
parasitaria. Los resultados obtenidos fueron: de 70 animales en estudio solo se 
pudo dar una valoración a 13 lo que corresponde a un 18,57 %. La prueba de 
Leptospirosis resultó negativa. La prueba de hemoparásitos indicaron 9 animales 
positivos a Anaplasma marginale, sin embargo, coincidencialmente a estos 
individuos no se les pudo dar una valoración en la guía de la técnica. Los 
resultados de la biometría hemática mostraron que los valores hematológicos se 
encontraban disminuidos.  El parásito más frecuente fue Eimeria spp. con una 
media de 500 hpg. Al someter los resultados a la correlación lineal de Pearson se 
encontró que no existe correspondencia entre la técnica utilizada y la carga 
parasitaria de los animales. En tal virtud y ante la baja aplicabilidad de la 
mencionada técnica en esta especie, se recomienda la realización de exámenes 
coproparasitarios periódicos para seleccionar los animales que requieren el 
respectivo tratamiento; además de observar mucosas alternativas como la bucal 
y/o la vaginal, lo cual pudiera aumentar la fiabilidad de los resultados frente a la 
técnica FAMACHA. 
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I. INTRODUCCIÓN 
 
Las enfermedades ocasionadas por parásitos gastrointestinales de ciclo directo 
afectan a los rumiantes domésticos en todos los países del mundo (Hansen y 
Perry. 1994) y son la causa de las principales pérdidas económicas en las 
regiones tropicales y subtropicales, oscilando en términos generales entre el 10 y 
el 15 % (FAO. 2003. y Radostis, O. et al. 2002); además ocasionan daños tales 
como: morbilidad y mortalidad, disminución en la productividad, alteraciones 
reproductivas y altos costos del control, entre otros (Schillhorn van Veen, T. 
1997). 
 
En países de Latinoamérica como México se reportó en un estudio realizado por 
Rodríguez et al (2001) que los parásitos más frecuentes en bovinos son: Coccidia 
(71,57 %), Strongylida (60,64 %) y Strongyloides sp (9,87 %), de los cuales el 
orden Strongylida es causante de un estado de anemia, ya que tanto las larvas 
como los adultos son hematófagos y se calcula que en un animal la pérdida media 
de sangre es de 0.05 ml por parásito. Así mismo, en Perú se reportó la presencia 
de parásitos gastrointestinales en un 29 %; al respecto la incidencia de estos 
parásitos tiene lugar al ingerir larvas infestantes en las pasturas, al lamer pilares y 
utensilios, así como al mordisquear la paja de la cama (Armijos, N. 2013). 
 
Los últimos treinta años se han caracterizado por el desarrollo y aplicación de 
numerosas estrategias de control de endo y ectoparásitos que afectan la 
producción animal. La mayoría de ellas mostraron ser altamente eficaces, 
prácticas y económicas para el control de parásitos, pero incapaces de prevenir 
y/o controlar el constante desarrollo de resistencia a los antiparasitarios 
(antihelmínticos, acaricidas, insecticidas). Casi sin excepción y en la medida que 
los antiparasitarios fueron perdiendo eficacia, estas estrategias se hicieron menos 
rentables, comprometiendo en algunos casos, la propia sustentabilidad del 
sistema productivo (Schillhorn van Veen, T. 1997).  
 
La resistencia antihelmíntica es de naturaleza genética y es un problema que se 
ha convertido en un asunto de vital importancia en la industria ganadera, pese a 
que esta resistencia no ha alcanzado niveles considerables en bovinos y equinos; 
2 
sin embargo, este problema se está expandiendo, constituyéndose un peligro 
para los ingresos económicos de los ganaderos (Cleves, C. 2009). 
 
Ante la problemática anteriormente descrita, surgió la necesidad de generar 
nuevas formas de manejo como solución a este problema y además que fuera de 
fácil aplicación. Es así como en los años noventa, gracias a la Organización de las 
Naciones Unidas para la Agricultura y la Alimentación (FAO), en Sudáfrica se 
desarrolló un método sencillo para decidir, si un animal debe o no ser tratado, de 
acuerdo al nivel de carga parasitaria denominado como el Método FAMACHA, 
que relaciona los niveles de anemia con el color de la conjuntiva (FAO. 2003). 
Demostrándolo así Vatta et al. (2001), en un estudio realizado durante los veranos 
de 1998/1999 y 1999/2000 en granjas caprinas de bajos recursos económicos, 
que FAMACHA tiene una sensibilidad de 76 – 85 % respectivamente. 
 
En el Ecuador la crianza bovina representa el 59.76 % del ganado total y el 
4.01 % del producto interno bruto (PIB), sin embargo dicha producción, se ve 
limitada debido a la presencia de parásitos de tipo digestivo y respiratorio como 
los más frecuentes, esta situación se ve favorecida ya que nuestro país presenta 
condiciones que favorecen la prevalencia de los endoparásitos, tales como: 
humedad, temperatura, precipitación, topografía irregular y otras; adicional a estos 
factores se suman la falta de tecnificación, manejo y la aplicación indiscriminada 
de antiparasitarios (Campos, R. et al. 1999).  
 
En un estudio realizado en la ciudad de Cuenca se obtuvo una prevalencia del 
51.3 % de parásitos gastrointestinales; así mismo en la provincia de Carchi se 
encontró una infestación de 39 % en vaconas y un 31 % en adultos, datos que 
indican que la infestación por parásitos gastrointestinales son relativamente altas 
(Román, G. 2016 y Armijos, N. 2013). 
  
El cantón Sucúa, perteneciente a la provincia de Morona Santiago cuenta con un 
clima tropical que favorece la aparición de la parasitosis en los bovinos, 
corroborándose con el estudio realizado por Lema, M. (1994), en el cual se 
determinó una prevalencia alta del 62.3 %. Considerando que en la mayoría de 
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las haciendas ganaderas de la provincia las técnicas de manejo son deficientes, 
poco o nada tecnificadas, la administración de medicamentos sin asistencia 
técnica coadyuva a la aparición de resistencia frente a los parásitos. 
 
Bajo este contexto, se sentaron las bases para proponer la presente investigación 
en la cual se plantearon los siguientes objetivos: 
 
 Estimar la aplicabilidad la técnica FAMACHA en los bovinos de la hacienda 
“Mahanaim” del cantón Sucúa. 
 
 Aplicar la técnica FAMACHA con relación a la variable edad, sexo, raza y 
estado fisiológico. 
 
 Establecer la correlación entre método FAMACHA, carga parasitaria y 
biometría hemática. 
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II. REVISIÓN DE LITERATURA 
 
A. MÉTODO DE DIAGNÓSTICO PARASITOLÓGICO FAMACHA 
 
Según Rodríguez, D. (2006), los inicios del método FAMACHA se gestaron en 
Sudáfrica como resultado de un intenso estudio que se realizó a inicio de los años 
90, ante la conducta degenerativa que propicia los parásitos sobre sus 
hospederos; se hizo una observación subjetiva y sin parámetros previos sobre la 
coloración de las membranas de la conjuntiva del ojo, relacionado con el grado de 
anemia clínico debido a la infección por parásitos, este sistema ha sido evaluado 
con éxito en varios países localizados en las regiones tropicales y subtropicales 
del orbe, tales como Brasil, Argentina Uruguay y México (Miller, T. et al. 2004). 
  
De acuerdo con Miller, J. & Waller, P. (2014), el método FAMACHA puede ser 
aplicado de manera directa e inmediata en todas aquellas regiones donde la 
parasitosis es uno de los principales problemas para la estabilidad productiva de 
los hatos. El principio de este sistema consiste en evaluar la coloración de la 
conjuntiva del ojo de los animales, y compararlo con una tabla ilustrada que 
muestra las posibles tonalidades estrictamente correlacionadas con la condición 
anémica (porcentaje de hematocrito) del animal. 
 
Como se aprecia en el gráfico 1,  fue establecida una escala de cinco categorías 
diferentes, donde uno y dos corresponden a la tonalidad más oscura y definen a 
los animales más saludables, que por ende no requieren de dosificación de 
desparasitante; el tres es catalogado como punto intermedio, en esta etapa la 
decisión de aplicar la droga depende del usuario; los niveles cuatro y cinco 
revelan animales que se encuentran en un grado de anemia riesgoso, es en estas 
etapas donde el tratamiento es inevitable y debe realizarse lo antes posible. 
 
1. Ventajas del método FAMACHA 
 
 Gran flexibilidad para utilizarlo en cualquier sistema de producción ganadera, 
disminuyendo el costo por concepto de antihelmínticos. 
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 Disminución de la presión de selección para el desarrollo de poblaciones de 
nemátodos resistentes a los antihelmínticos. 
 Posibilidad de descartar aquellos animales que repiten dosis, de una manera 
económica. 
 Posibilidad de utilizarlo en establecimientos de muy pocos recursos y/o con 
personal de mínimo nivel educacional (fácilmente realizable). 
 
2. Desventajas del método FAMACHA. 
 
 Existe la posibilidad de diagnósticos erróneos (principalmente en áreas donde 
Fasciola hepática y T. colubriformis son un problema). 
 FAMACHA es una técnica fácilmente realizable, pero difícilmente entendible 
(en su fundamento) por el productor. Esto ha llevado a actitudes simplistas, 
pensando que la tecnología es la solución para cualquier problema 
parasitario. 
 Se han observado respuestas no consistentes en algunas categorías 
(animales muy jóvenes, hembras recién paridas) o en situaciones de 
desnutrición. 
 Aumenta el laboreo, lo que puede ser un problema en grandes explotaciones 
ganaderas, que cada vez tienen menos personal.  
 Cuando las condiciones epidemiológicas favorecen el parásito, la frecuencia 
de tratamientos aumenta, así como la necesidad de incrementar las 
inspecciones en el establecimiento. 
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Gráfico 1. Índice de Coloración de la Conjuntiva Ocular Utilizado en la Técnica 
FAMACHA. 
Fuente: Miller, J. (2014). 
 
A su vez, FAMACHA también permite distinguir a aquellos animales que, a pesar 
de estar parasitados, logran reaccionar favorablemente a la infección y así 
mantienen su perfil productivo; sin embargo, esta propiedad es menos transferible 
genéticamente (Schoenian, S. 2005). Bisset, S. et al. (2001), encontraron que las 
correlaciones genéticas y fenotípicas entre el hematocrito (hct), los valores de 
FAMACHA y huevos por gramo de heces (hpg) eran elevadas, particularmente las 
correlaciones genéticas, lo que indica que utilizar estas metodologías aportan un 
apropiado sistema de selección genética como estrategia preventiva contra las 
parasitosis. 
 
 
7 
B. MEDIDAS COMPLEMENTARIAS DE LA TÉCNICA FAMACHA 
 
Myers, G. (2014), menciona que, para establecer un programa eficiente de control 
parasitario, debe hacerse una visualización general de todos los aspectos 
involucrados en cualquier explotación, de manera que se pueda utilizar el mayor 
número de herramientas disponibles. 
 
FAMACHA es una técnica que al complementarse con otras logra aportar a los 
productores opciones más eficientes en el manejo de los problemas parasitarios 
en sus hatos. 
 
Toda metodología nueva requiere de una capacitación exhaustiva previa a su 
implementación, este método no se escapa de este requisito, es de consideración 
que la persona encargada de realizar el procedimiento reciba un entrenamiento 
práctico de modo que no incurra en errores que puedan causar consecuencias no 
deseadas. Por lo que, además, la revisión de los animales se debe realizar 
paralelamente observando la conjuntiva ocular y compararla con la guía ya 
establecida. 
 
El control del hato utilizando este sistema es una labor intensa que debe valorar a 
todo el grupo completo de animales cada 15 ó 21 días, por lo menos durante las 
épocas en que se presenta la mayor incidencia de parasitosis, esto implica un 
costo adicional debido al tiempo que se debe invertir en la realización del método. 
  
La frecuencia de evaluación debe acrecentarse sobre aquellos grupos que son 
más susceptibles, debe ponerse mayor atención tanto a los animales menores de 
un año como a las hembras en el último cuarto de la gestación y al inicio de la 
lactación. 
 
Parte importante de un programa eficiente de control es realizar una 
desparasitación estratégica basada en los resultados de FAMACHA de manera 
que se pueda potencializar el efecto de las drogas utilizadas, de esta forma se 
medican prioritariamente los animales que marcan valores de cuatro y cinco; por 
otra parte, los ubicados en tres quedan sujetos a criterio del productor. 
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La rotación de productos es una práctica aceptable, siempre y cuando el modo de 
trabajo o el ingrediente activo no sean idénticos, esta rotación se puede hacer 
anualmente. Se debe tener cuidado al utilizar FAMACHA de no incurrir en 
diagnósticos erróneos consecuencia de factores como problemas de nutrición y 
otros que afectan la coloración de las membranas. La ejecución de un 
coprocultivo al año ayuda a visualizar cual organismo afecta en mayor proporción 
al hato de manera que se puede definir mejor el programa de control a desarrollar. 
 
C. BIOMETRÍA HEMÁTICA 
 
También llamada hemograma o conteo sanguíneo completo (CSC), esta prueba 
común ofrece información detallada sobre tres tipos de células presentes en la 
sangre: glóbulos rojos (transportan oxígeno y eliminan productos de desecho), 
glóbulos blancos (combaten infecciones) y plaquetas (detienen hemorragias 
mediante la formación de coágulos) (Cesh, J. 2013). 
 
Otros indicadores típicamente evaluados en una biometría hemática son los 
valores de hematocrito, que es el porcentaje de glóbulos rojos en relación con el 
volumen sanguíneo total, y el de hemoglobina, proteína que da su color 
característico a dichos glóbulos y permite el traslado de oxígeno a los tejidos, así 
como de dióxido de carbono hacia los pulmones para su posterior expulsión. 
 
Así, la información obtenida al estudiar los componentes de la sangre proporciona 
al profesional una idea confiable del estado general de salud del animal. 
 
1. Utilidades de la Biometría Hemática 
 
La biometría hemática completa se puede llevar a cabo bajo muchas condiciones 
y para evaluar diversas enfermedades y síntomas. Por ejemplo, los resultados 
reflejan inconsistencias en el volumen de líquidos (como deshidratación) o pérdida 
de sangre, además de afecciones relacionadas con la producción y destrucción 
de glóbulos rojos, infecciones, alergias y problemas de coagulación (Cesh, J. 
2013). 
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Los conteos o mediciones básicas que contempla un hemograma son: 
 
 Número de glóbulos rojos (eritrocitos). Se miden en células por microlitro 
(células/mcl) de sangre, y la cifra normal en bovinos oscila entre 5 a 10 
mill/mm3 
 
 Número de glóbulos blancos (leucocitos). Su unidad también son las 
células/mcl, siendo habitual el índice entre 4000 y 12000 células/mm3. 
 
 Conteo de plaquetas. Se registra en unidades por microlitro de sangre (u/mcl), 
resultando ideal de 100 a 800 X 10ᶟ/ul. 
 
 Valor de hemoglobina (Hb). Se valora en gramos por decilitro (g/dl), 
considerándose normales las cifras de 8 a 15 gm/dl en bovinos 
 
 Valor de hematocrito (Hct). Su conteo es en porcentaje (%), tomándose 
como ideales 24 a 46 %( Cuadro 1). 
 
Cuadro 1. VALORES HEMATOLÓGICOS NORMALES DE DISTINTAS 
ESPECIES. 
HEMATOLOGÍA UNIDAD BOVINOS EQUINOS CANINOS FELINOS 
Hematíes mill/mm3 5-10 6-10 5,5 – 8,5 5-10 
Leucocitos /mm3 
4000-
12000 
5600-
12100 
6000-
17000 
5500-
19500 
Hematocrito % 24-46 32-53 37-55 30-45 
Hemoglobina gr/dl 8-15 11-19 12-18 8-17 
Plaquetas x10ᶟ/ul 100-800 100-350 200 - 900 300-700 
Fuente: Cesh, J. (2013) 
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D. MÉTODOS DE DIAGNÓSTICO PARASITARIO 
 
La actividad de diagnóstico es una de las facetas de mayor complejidad en la 
rutina de los profesionales que trabajan en el campo. El éxito o el fracaso del 
diagnóstico dependen de diversos factores en los que, la experiencia profesional, 
el conocimiento de la casuística zonal y el apoyo del laboratorio ante casos de 
mayor complejidad, resultan esenciales. También es cierto que, el profesional 
deberá tener la capacidad de interpretar signos y síntomas como fase inicial del 
diagnóstico, y que muchas veces tales indicadores no son demasiado precisos, 
de manera que un mismo síntoma puede referir a varias enfermedades (Fiel, C. 
2011). 
 
En función de lo expresado se han seleccionado diez técnicas, a saber: 
 
 Recuento de huevos (h.p.g.) en heces. 
 Cultivo y recuperación de larvas infectivas (L3) de nemátodos 
gastrointestinales. 
 Identificación de larvas infectivas (L3) de nemátodos gastrointestinales. 
 Recuperación de larvas de nematodos de pulmón desde las heces (Método 
de Baermann). 
 Determinación de la infectividad de las praderas. 
 Recuento e identificación de parásitos adultos en aparato digestivo. 
 Recuperación de formas inmaduras del cuajo e intestino delgado. 
 Recuento de parásitos pulmonares. 
 Técnica de sedimentación para el diagnóstico coprológico de Fasciola 
hepática. 
 Diagnóstico de Resistencia a los antihelmínticos. 
 
E. TÉCNICA DE CONTEO DE HUEVOS Mc MASTER 
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La técnica McMaster utiliza cámaras de conteo que posibilitan el examen 
microscópico de un volumen conocido de suspensión fecal (2 x 0,15 ml). Por lo 
tanto, si se usan un peso de heces y un volumen de líquido de flotación conocidos 
para preparar la suspensión, entonces el número de huevos por gramo de heces 
(h.p.g.) puede ser calculado (Godoy, T. 2013). 
 
Las cantidades son elegidas de tal manera que la cuenta de huevos fecales 
puede ser fácilmente derivado al multiplicar el número de huevos dentro de las 
áreas marcadas por un simple factor de conversión (Godoy, T. 2013). 
 
La cámara de McMaster tiene dos componentes, cada uno marcado con una 
rejilla sobre la superficie superior. Cuando la cámara es llenada con una 
suspensión de heces en fluido de flotación, muchos de los detritos se irán al fondo 
mientras los huevos flotan hacia la superficie, en donde pueden ser fácilmente 
vistos y los que están dentro de la rejilla pueden ser contados (Godoy, T. 2013). 
 
1. Interpretación de los resultados 
 
Godoy, T. (2013), manifiesta que al se interpretan los resultados de McMaster, se 
debe recordar que una variedad de factores puede influir en la ocurrencia, 
reconocimiento y número de huevos de helmintos hallados en una muestra fecal. 
En particular, el número de huevos no es necesariamente indicativo del número 
de gusanos presentes. Las razones para esto incluyen: 
 
 Los huevos son producidos solamente por gusanos hembras, adultas, fértiles 
(o hermafroditas) y, por tanto, podrán estar ausentes en infecciones con 
parásitos inmaduros a de un solo sexo. 
 La producción diaria de huevos por hembras fértiles está influenciada por 
factores fisiológicos del hospedero tales como estrés o lactación (incremento) 
o inmunidad (decremento). 
 La quimioterapia también puede afectar la producción de huevos, 
corticosteroides (incremento) o dosis subletales de antihelmínticos 
(decremento). 
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 Algunos alimentos y piensos pueden tener un efecto similar, forrajes ricos en 
taninos (decremento). 
 La concentración de huevos (h.p.g) está influenciada por el volumen diario de 
heces producido por el hospedero, la tasa de pasaje de la ingesta a través del 
intestino, y la distribución de los huevos en la masa fecal. 
 Algunos tipos de huevos son más pesados que otros y podrían no flotar bien 
en soluciones de baja gravedad específica (Fasciola). 
 Algunos huevos de diferentes especies son indistinguibles (particularmente 
Trichostrongílidos y Strongílidos). Esto complica la interpretación clínica 
debido a que algunas especies (Haemonchus) producen muchos más huevos 
por día que otras (Ostertagia). 
 
F. PARASITOSIS GASTROINTESTINALES  
 
Las parasitosis gastrointestinales (PGI) son identificadas como uno de los 
problemas sanitarios más importantes en los sistemas de producción animal a 
nivel mundial. Las PGI afectan la salud y bienestar de bovinos y se manifiestan 
por diarrea, pérdida de apetito, anemia leve a severa y mortandades. Sin 
embargo, las infecciones subclínicas (infecciones leves pero persistentes) son 
muy importantes ya que causan pérdidas económicas ya sea por daños en la 
producción (disminución en la producción de carne, lana y leche, entre otros) y/o 
incremento en los costos asociados con su control. (Mederos, A. 2013). Las PGI 
han sido exitosamente controladas por más de 50 años mediante el uso de 
drogas antihelmínticas. El advenimiento de las drogas modernas de amplio 
espectro comenzó en la década de 1960 con el grupo de los benzimidazoles, 
seguido por el lanzamiento de los imidazothiazoles durante la década de 1970 y 
lactonas macrocíclicas durante la década de 1980. Desde entonces ha 
transcurrido un largo periodo de tiempo, hasta el lanzamiento en el mercado de 
monepantel, el cual pertenece a una novedosa clase de antihelmínticos llamada 
“Derivados de Amino-Acetonitrile” (AADs) (Mederos, A. 2013).  
 
Sin embargo, el uso frecuente de drogas antihelmínticas como único método de 
control ha presionado a los parásitos hacia la selección de cepas resistentes a las 
mismas, por lo que en los últimos años la resistencia antihelmíntica se ha 
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transformado en uno de los problemas sanitarios de mayor importancia en los 
hatos bovinos en todo el mundo (Gráfico 2). La resistencia antihelmíntica (RA) 
puede ser descrita como un cambio heredable en la habilidad individual de los 
parásitos de sobrevivir a las dosis terapéuticas recomendadas. Las causas de las 
mismas son múltiples, pero se ha determinado que las más importantes son, entre 
otras, el elevado número de dosificaciones, el uso de un mismo grupo químico 
durante un largo tiempo, utilización de drogas inadecuadas (por ejemplo, 
closantel), introducción de animales de predios con resistencia y manejo 
incorrecto de las drogas (Mederos, A. 2013).  
 
En cuanto a los bovinos, existe menor información sobre la presencia de 
resistencia de los PGI a los antiparasitarios. A diferencia del ovino, el ganado 
bovino desarrolla inmunidad natural a los PGI a partir de los 18 - 24 meses de 
edad y por lo tanto está expuestos a una menor frecuencia de desparasitaciones.  
 
No obstante, el primer diagnóstico de resistencia antihelmíntica en bovinos fue 
realizado en Argentina por Salles y col. en el año 2003, donde evidenciaron que 
este fenómeno está adquiriendo relevancia en los sistemas de producción vacuna 
en todo el mundo (Banchero, G. 2013). 
 
 
 
Gráfico 2. Ciclo Biológico Común de los Nemátodos. 
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Fuente: Junquera, P. (2015). 
 
1. Factores que Condicionan la Gravedad de la Enfermedad 
 
La enfermedad se presenta con una intensidad variable, estando influenciada por 
diferentes factores, como pueden ser: 
 
 Disponibilidad Forrajera: la infestación de un potrero comienza por medio de  
la materia fecal contaminada con huevos de parásitos, lo que da origen al 
nacimiento de larvas. Posteriormente, las larvas migran hacia los pastos e 
infestan a los animales que se alimentan con ellos, cerrándose de esta 
manera el ciclo. Se sabe que el calor y la humedad ayudan al parásito a 
desarrollarse, pero una limitante frecuente es la combinación del calor junto 
con la sequía.  
 
 Las lluvias, junto con los pájaros, hongos y el pisoteo de los mismos animales 
ayuda a la dispersión de las larvas: en general, los rumiantes evitan comer 
cerca de las defecaciones (áreas de mayor contaminación), pero cuando el 
alimento escasea esto no ocurre y la carga parasitaria de los animales 
aumenta rápidamente. La intensidad del pastoreo también influye en la 
cantidad de larvas que ingresan al huésped. Cuando más a fondo se come 
una pastura infestada, mayor es la contaminación del animal. Para establecer 
un programa adecuado de control, resulta indispensable tener siempre 
presente que la pastura constituye un eslabón fundamental en la cadena 
epidemiológica de la enfermedad (Cruz, M. 2010). 
 
 Categoría Animal: la edad susceptible está comprendida entre el nacimiento y 
los 2 años, luego los animales adquieren una relativa inmunidad a los 
parásitos gastrointestinales. Esta relativa inmunidad de los adultos se debe a 
que impiden la madurez sexual de las larvas, cortando el ciclo biológico. Pero 
con la presencia de situaciones de estrés, como ser: enfermedades, mala 
alimentación, parto y lactancia, la inmunidad disminuye y los animales se 
vuelven susceptibles nuevamente (Cruz, M. 2010). 
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 Nivel de Infestación de las Pasturas: desde el punto de vista de la dinámica 
de los parásitos, debe recordarse que un 5 % se encuentra en los animales y 
el 95 % restante en las pasturas. Es decir, que la enfermedad no solamente 
constituye un problema de los animales sino también de los potreros (Cruz, M. 
2010). 
 
 
 Especie parasitaria: bajo determinadas condiciones, se observan infecciones 
producidas por varias especies de parásito; estos habitan en distintas 
porciones del tracto gastrointestinal (Cuadro 2) con un efecto patológico muy 
adverso para el huésped (Cruz, M. 2010). 
 
2. Control de los Parásitos Gastrointestinales 
 
(Fiel, C. 2013), indica que las enfermedades parasitarias son perfectamente 
evitables, basta solo con establecer un programa de control adecuado, y para ello, 
se debe realizar los análisis coprológicos correspondientes, los cuales indicarán 
cuando es el mejor momento para dosificar los animales, recomendándonos el 
medicamento adecuado, que categorías dosificar, y que actividades de manejo 
realizar con el ganado. 
 
Los antihelmínticos en sus comienzos significaban la única opción frente a la 
forma clínica de las parasitosis. En los últimos años se han empleado no solo 
para evitar la expresión de síntomas sino para minimizar las pérdidas 
económicas. De esta forma los antihelmínticos han llegado a tener una utilización 
de tipo productiva (Fiel, C. 2013). 
 
Los organismos internacionales y los mercados extranjeros son cada vez más 
exigentes en los niveles permitidos de residuos de fármacos en los productos de 
origen animal, por lo que uno de los inconvenientes, sobre todo en los 
antiparasitarios de larga acción, es la permanencia de los fármacos en los tejidos  
(Fiel, C.2013). 
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También es cierto que, la aplicación continua y prolongada de los antiparasitarios, 
con el objetivo de mantener a los animales libres de parásitos, obstaculizaría el 
desarrollo de una sólida respuesta inmune (Fiel, C.2013). 
 
Cuadro 2. LOCALIZACIÓN Y CARACTERÍSTICAS BIOLÓGICAS DE LOS                      
NEMATODOS GASTROINTESTINALES. 
ÓRGANO ETIOLOGÍA FASE INFESTANTE VÍA DE 
INFESTACIÓN 
ABOMASO Ostertagia L3(Larva 3) Oral 
Haemonchus L3 Oral 
Mecistocirrus L3 Oral 
Trichostrongylus L3 Oral 
INTESTINO 
DELGADO 
Trichostrongylus L3 Oral 
Cooperia L3 Oral 
Nematodirus L3 Oral 
Bunostonum L3 Oral y Percutánea 
Strongyloides L3, sin vaina Oral y Percutánea 
Toxocara Huevo Larvado Oral, 
Transplacentaria  
INTESTINO 
GRUESO 
Oesophagostonu
m 
L3 Oral 
Trichuris Huevo Larvado Oral 
Fuente: Angulo, F. (2003). 
 
G. EFECTOS DEL PARASITISMO EN BOVINOS 
 
Los parásitos gastrointestinales generan múltiples trastornos digestivos y 
metabólicos en los animales que resultan en una baja productividad; 
principalmente una menor ganancia de peso en los terneros. Se describe pérdidas 
subclínicas en la ganancia de peso en animales jóvenes de alrededor de un 20 % 
(15 a 40 Kg.), por animal y por año de pastoreo. En los casos clínicos de la 
enfermedad, que presentan diarrea y mal estado general, las pérdidas pueden ser 
de alrededor del 30 - 40 % (30 - 60 Kg.) de peso pudiendo haber mortandad de 
animales del 1 - 2 % (o superior) (Fiel, C. 2013). 
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Cabe recordar que no solo hay pérdidas de peso sino también que hay graves 
pérdidas en la calidad de la carne y del rendimiento de la res. Las lesiones 
parasitarias provocan trastornos metabólicos y reducción del apetito que 
conllevan no solo a una menor ganancia de peso, sino también a diferencias en la 
composición corporal de los animales crónicamente parasitados. Del mismo modo 
se ve afectados el metabolismo energético, mineral, la deposición grasa y el 
desarrollo óseo. Estos cambios generan un menor rendimiento de la res debido a 
la reducción de la deposición de músculo y grasa y al aumento de tamaño del 
tubo digestivo inducido por las lesiones parasitarias (Fiel, C. 2013). 
 
1. Efectos patológicos de los Principales Nemátodos de Rumiantes 
 
Los parásitos nemátodos de los rumiantes se pueden dividir en dos grandes 
grupos: los que son hematófagos y los que no lo son. Los síntomas de los 
hematófagos, se asocian principalmente a anemia, causada por la pérdida de 
sangre; los nematodos que no ingieren sangre cuando se encuentran en altas 
infestaciones, producen una inflamación aguda de la mucosa gastrointestinal, 
destrucción  masiva de la superficie de la mucosa, diarrea, el hematocrito eleva 
sus niveles para compensar la deshidratación, hay disminución de los niveles de 
albúmina sanguínea y la elevación del pH del abomaso conduce a diarrea, con 
invasión bacteriana (Villar, C. 2009). 
 
2. Efectos sobre el Metabolismo Animal 
 
El aspecto más estudiado en el área de la parasitología son los efectos de los 
parásitos gastrointestinales, sobre la eritrocinética de las proteínas del plasma, el 
metabolismo y su depósito en los músculos, el esqueleto y el hígado. El desarrollo 
de anemia e hipoalbuminemia está asociado con altas tasas fraccionales de 
removimiento de glóbulos rojos y albúmina, los cuales se atribuyen a la elevada 
pérdida entérica de proteína en el sitio de las infestaciones. El efecto neto del 
escape de proteínas, dentro del intestino, es el aumento de las tasas a las cuales 
la hemoglobina y la albúmina son sintetizadas para compensar las pérdidas de 
acuerdo a los niveles circulantes en el plasma sanguíneo. Una incrementada tasa 
de síntesis de proteína requiere mayor cantidad de aminoácidos, si hay una 
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pérdida significante de aminoácidos endógenos a través de la desaminación y o 
fermentación en el intestino delgado o en el intestino grueso, la disponibilidad de 
aminoácidos será reducida y los requerimientos no se alcanzarán, como en todos 
los desequilibrios nutricionales, redundará en un apetito disminuido. Hoy en día 
existe una clara evidencia de que los animales infestados deben de tener una 
síntesis de proteína mayor (50 g/día),  que en animales no infestados, esto parece 
ser debido a una aumentada síntesis en el hígado y proteínas del plasma y  a un 
depósito incrementado en las células del tracto gastrointestinal, la síntesis 
aumentada de proteínas en diferentes sitios del cuerpo unida a una incrementada 
síntesis de glucosa,  puede ser el resultado de una aumentada absorción de 
aminoácidos,  debido a una pérdida más alta de proteína endógena,  en el 
intestino que la degradación y reabsorción de los aminoácidos (Villar, C. 2009). 
 
3. Efecto sobre el Metabolismo de los Minerales 
 
El parasitismo abomasal crónico,  reduce significativamente el tamaño del 
esqueleto, esta situación es muy relevante para la producción animal, dado que el 
tamaño del esqueleto determina la capacidad de crecimiento de un animal joven y 
la acumulación de músculo; el parasitismo del intestino delgado reduce el 
volumen del hueso y el número de células en el cartílago endocondral, causando 
defectos en la erosión capilar del hueso, existe una disminución en la 
mineralización de la matriz ósea y un marcada reducción en la concentración del 
fósforo en el plasma, sugiriendo que la osteoporosis mineral observada,  es 
inducida por una deficiencia en la relación calcio/fósforo; la osteoporosis resulta 
de una deficiencia de energía y proteína, en animales parasitados también se 
disminuyen  los niveles de la hormona tiroxina, en el abomaso dificulta la digestión 
y absorción de  proteínas, calcio y fósforo (Villar, C. 2009). 
 
4. Efectos en la Lactancia 
 
El efecto en la lactancia sobre la expulsión y la fecundidad de los parásitos es 
aparentemente complejo, el modo de acción de la respuesta inmunitaria a los 
nematodos gastrointestinales, fuera de la lactancia depende de una acción 
secuencial de la inmunidad humoral y de la inmunidad celular; al final de la preñez 
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e inicio de la lactancia la expulsión de los parásitos se interrumpe por disminución 
de la inmunidad celular, como resultado aumenta el número de parásitos y se 
eleva el tiempo de permanencia, en la relación existente, mientras tanto se 
incrementa el número de huevos en la materia fecal, al mismo tiempo la 
fecundidad de los parásitos hembras en huéspedes previamente inmunizados se 
aumenta, afectando no solamente a la madre después del parto sino también a 
sus crías, estos factores ponen en evidencia que la inmunosupresión y el 
debilitamiento del mecanismo de expulsión de los parásitos es primariamente de 
origen endocrino, reflejando la relación de una hormona de la gestación 
(prolactina), que interfiere la repuesta del huésped en este periodo asociada a 
glucocorticoides y prostaglandinas (Villar, C. 2009). 
 
5. Otros efectos patógenos de los nemátodos gastrointestinales 
 
Algunos parásitos adultos en vacunos como Haemonchus y Bunostomum, son 
hematófagos, en alto número ocasionan anemia y los terneros pueden aun morir 
de anemia aguda, muchas veces sin sintomatología. En el intestino delgado 
parásitos como Trichostrongylus, Cooperia y Nematodirus provocan lesiones y 
atrofia de las vellosidades intestinales, que impiden la absorción de calcio y 
fósforo presentándose hipocalcemia e hiperfosfatemia, efecto que se nota sobre 
el crecimiento y la fragilidad de los huesos presentándose raquitismo y tendencia 
las fracturas; produciéndose además diarrea por mala absorción. Algunos 
nematodos 
también ocasionan obstrucciones mecánicas en el intestino delgado como lo es 
en el caso de Toxocara vitolorum (Uribe, L. 2002).  
 
H. PRINCIPALES NEMATODOSIS DE LOS BOVINOS 
 
1. Haemoncosis 
 
El nematodo Haemonchus se considera como el parásito más patógeno que se 
encuentra en los animales domésticos, principalmente en rumiantes como 
bovinos, ovinos y caprinos, pero se ha reportado que puede afectar a otros 
rumiantes como los camélidos. Su distribución es mundial generando pérdidas 
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económicas importantes para los productores. En los animales adultos se puede 
encontrar habitando en el abomaso, atribuyéndosele como el nematodo más 
dañino por su acción voraz de alimentarse de la sangre del hospedador (Bush, A. 
et al. 2001). 
 
Las especias de mayor importancia son: 
 
 Haemonchus contortus que infecta sobre todo a ovinos y caprinos, 
ocasionalmente también a bovinos. 
 Haemonchus placei que infecta sobre todo a bovinos, ocasionalmente 
también a ovinos y caprinos. 
 
La enfermedad causada por la infestación con este nematodo se denomina 
hemonquiasis, hemoncosis o haemonchosis. 
 
a. Descripción de Haemonchus 
 
Los adultos son de color rojizo, de 1 a 3 cm de longitud y las hembras son 
ligeramente mayores que los machos. Poseen estriaciones longitudinales. Son de 
color rojizo por la sangre ingerida y poseen una lengüeta característica. La 
cavidad bucal tiene una lanceta dorsal que sirve para cortar los tejidos del 
hospedador (Junquera, P. 2015). 
 
b. Biología y ciclo vital del Haemonchus 
 
La larva infestante (L3), que es ingerida en pastos contaminados durante el 
pastoreo, se introduce al interior de la capa interna del abomaso (estómago 
verdadero), donde se desarrolla a larva preadulta (L4). Luego la L4 muda a larva 
adulta (L5). Los gusanos machos y hembras adultos viven en el abomaso de los 
rumiantes donde se alimentan de sangre, se aparean y producen huevos.  Las 
hembras adultas depositan de 5000 a 10000 huevos por día, donde son pasados 
a través de las heces al pasto. Los huevos son incubados en el suelo cuando este 
está caliente y húmedo; posteriormente los huevos eclosionan a L1 (el primer 
estadio juvenil) (Gráfico 3). Después de L1 se desarrolla a L2 y L3.  Un gran 
21 
número de L3 pueden acumularse en gran medida en los pastos utilizados para 
alimentar a los animales (Leite, B. 2006). 
 
El periodo de prepatencia dura unos 20 días, pero puede haber síntomas clínicos 
antes, pues tanto las larvas como los adultos chupan sangre. Los huevos de 
Haemonchus son bastante sensibles a las condiciones medioambientales y 
apenas logran soportar climas fríos. En regiones áridas las larvas L4 interrumpen 
su desarrollo dentro de la mucosa del abomaso durante la temporada seca y lo 
retoman poco antes del inicio de las nuevas lluvias (Junquera, P. 2015). 
 
c. Daños, Síntomas y Diagnóstico de Haemonchus 
 
La presencia de H. contortus ocasiona como principal signo clínico agudo la 
anemia con grados variables de edema, letargo, coloración oscura de las heces y 
pelo quebradizo. En los casos crónicos se muestra pérdida de peso y debilidad, 
en ambos casos puede ocasionar la muerte del huésped (Scheuerle, M. et al. 
2009).  
 
En el caso de Haemonchus, la parasitosis se caracteriza por la producción de un 
cuadro anémico marcado, ya que dicho parásito es capaz de succionar 0.05 ml de 
sangre del hospedador en un día y en infecciones graves puede haber una 
pérdida diaria de 6 a 25 % de eritrocitos; los animales se muestran débiles y 
emaciados al disminuir la reserva de hierro y la capacidad de absorción de 
alimentos (Rodríguez, V. & Cob, G. 2005). 
 
 
Gráfico 3. Ciclo de vida de Haemonchus sp. 
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Fuente: Scheuele, M. (2009). 
 
 
d. Control Químico de las Infestaciones por Haemonchus 
 
Actualmente los productos disponibles se pueden agrupar en tres familias: 
 Benzimidasoles: que involucra los compuestos que contienen los ingredientes 
activos Febendazole, Thiabendazole, Albendazole, Oxybendazole, 
Oxfendasole y Mebendazole (Machen, et al. 2002). 
 Nicotínicos: Morantel (aprobado por el FDA), Pyrantel y Levamisol 
(Schoenian, S. 2005). 
 Lactonas macrolíticas o Avermectinas: dentro las que se destacan a las 
Ivermectinas, Doramectinas y Moxidectinas (Schoenian, S. 2005. y Molina, J. 
et al. 2005).  
 
2. Ostertagiasis 
 
La Ostertagiasis es una enfermedad de los bovinos adultos relevante, esta 
parasitosis interna provocada por el nemátodo Ostertagia ostertagi, se caracteriza 
por su alta patogenicidad en casi cualquier edad de los bovinos y su singular 
epidemiología que durante algunos meses tiene una evolución completa del ciclo 
interno y otra época donde el desarrollo de los vermes inmaduros en el abomaso 
se detiene hasta el cambio de las condiciones ambientales externas (Zielinsky, G. 
et al. 2003).  
 
El género Ostertagia tiene elevada participación en la epidemiología en las 
regiones templadas; en tanto que, por el desarrollo de inmunidad, los efectos de 
la parasitosis son de menor importancia en los animales adultos. De todos modos, 
la susceptibilidad de estos últimos se explica principalmente por la concurrencia 
de diversos factores:  
 
 Un sustrato ambiental favorable para el desarrollo de los nemátodos 
gastrointestinales con alta participación del género Ostertagia. 
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 La intensificación aumenta el nivel de estrés y el riesgo parasitario. 
 
 Ostertagia ostertagi posee actividad inmunomoduladora negativa y capacidad 
para alterar el metabolismo proteico y deprimir el consumo voluntario. 
 
 Durante el periparto y la lactancia ocurre una temporaria disminución de la 
inmunidad adquirida (Zielinsky, G. et al. 2003).  
 
a. Localización de Ostertagia 
 
El órgano predilecto de los adultos es el abomaso (cuajar) y en el intestino 
delgado superior. 
 
b. Descripción de Ostertagia 
 
Son gusanos delgados, la cutícula del extremo anterior está ligeramente hinchada 
y presenta varias estrías transversales. De color pardo rojizo debido a la sangre 
digerida del hospedador. Los machos miden de 6,5 – 7,5 mm de longitud y las 
hembras de 8,3 – 9,2 mm. Los huevos miden unas 45 por 85 micras y a menudo 
son ligeramente asimétricos (Armijos, N. 2013). 
 
c. Biología y ciclo vital de Ostertagia 
 
Ostertagia tiene un típico ciclo vital directo. Una vez que los huevos caen al suelo 
con las heces, el desarrollo necesario para alcanzar la etapa infectiva L3 toma 
lugar dentro del excremento en el pasto.  Bajo óptimas condiciones de 
temperatura, que prevalecen durante el final de la primavera y el comienzo del 
verano en la mayoría de las zonas templadas, el desarrollo de los huevos a L3 es 
llevado a cabo en un periodo de dos semanas ó menos.  El desarrollo larvario es 
favorecido por condiciones húmedas y frescas (Johnston, C. 2010). 
 
Los animales son infectados al ingerir las L3 envainadas en el pasto. El 
desenvainameinto toma lugar en el rumen (C) y las larvas pasan al abomaso (A) 
en donde se encierran en las glándulas gástricas especialmente en las regiones 
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pilóricas y fúndicas.  Llevan a cabo dos mudas para luego emerger de las 
glándulas gástricas como adultos inmaduros, L5, aproximadamente 18 días (17 a 
21 días) tras la infección.  La maduración toma lugar en la superficie de la mucosa 
y los huevos comienzan a ser producidos rápidamente. Por lo tanto, el periodo 
prepatente es de aproximadamente 21 días (3 semanas) cuando el desarrollo es 
normal (Gráfico 4) (Johnston, C. 2010). 
 
 
Gráfico 4. Ciclo de vida de Ostertagia ostertagi. 
Fuente: (Johnston, C. 2010). 
 
 
d. Daños, síntomas y diagnóstico de Ostertagia 
 
Ostertagia es uno de los parásitos internos más dañinos del ganado bovino y 
ovino, responsable de daños económicos enormes en todo el mundo. Hay dos 
formas de ostertagiasis en bovinos: tipo I y tipo II (Armijos, N. 2013).  
 
 El tipo I también se denomina ostertagiasis estival y afecta al ganado joven 
durante su primera temporada de pastoreo, provocando edemas, necrosis en 
el abomaso y una profusa diarrea acuosa que suele tener un color verde 
brillante debido a la presencia desnaturalizada de clorofila en el abomaso.  
 
 El tipo II, también llamado ostertagiasis invernal afecta sobre todo al ganado 
adulto y es debido a la reactivación de larvas hipobióticas. Puede comenzar 2 
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a 4 meses tras el fin del periodo de ingestión de larvas infectivas. Puede durar 
hasta el inicio de la siguiente temporada de pastoreo. 
 
Todo esto provoca una grave pérdida de peso (hasta el 20 % en una semana) y, 
en caso de infecciones graves, puede provocar la muerte del hospedador 
(Armijos, N. 2013). 
 
e. Control químico de infecciones de Ostertagia 
 
Varios antihelmínticos de amplio espectro son eficaces contra adultos y larvas de 
Ostertagia. Pero sólo algunos controlan también a las larvas inhibidas, por 
ejemplo, los benzimidazoles (albendazol, fenbendazol, netobimín y oxfendazol). 
Otros como el levamisol y las tetrahidropirimidinas (pirantel y morantel) no 
controlan suficientemente las larvas inhibidas. La mayoría de los endectocidas 
como abamectina, doramectina, ivermectina, moxidectina, etc. son eficaces contra 
los adultos de Ostertagia, así como contra las larvas (Armijos, N. 2013). 
 
3. Tricostrongiliasis 
 
Trichostrongylus es un género de gusanos redondos (nemátodos) 
gastrointestinales que afecta a numerosos mamíferos, aves domésticas y salvajes 
en todo el mundo. Esta patología es causada por varias especies del género 
Trichostrongylus siendo las principales T. axei, T. colubriformis, (y otras especies 
menores como T. probolurus, T. vitrinus, etc.) que infectan a menudo al ganado 
bovino, ovino, caprino y otros rumiantes en todo el mundo, casi siempre en 
infecciones mixtas con otros nematodos gastrointestinales (Ostertagia, Cooperia, 
Haemonchus, etc.) (Birrie, H. 1994). 
 
a. Localización de Trichostrongylus 
 
Los órganos predilectos de estos nematodos son: 
 
 Trichostrongylus colubriformis, Trichostrongylus probolurus, Trichostringylus 
vitrinus: intestino delgado. 
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 Trichostrongylus axei: el abomaso, esporádicamente se les encuentra 
también en el intestino delgado. 
 
 Trichostrongylus tenuis de las aves es el ciego, a veces el intestino delgado. 
 
b. Descripción de Trichostrongylus 
 
Son vermes pequeños de 5 - 8 mm de longitud muy finos y de color pardo rojizo. 
T. axei, es la única presente en el abomaso, pero también han encontrado en el 
estómago de cerdos, equinos y el hombre (Armijos, N. 2013). 
 
c. Biología y ciclo vital de Trichostrongylus 
 
Las especies de Trichostrongylus tienen un ciclo vital directo. Tras abandonar el 
hospedador a través de las heces, los huevos eclosionan en el entorno y dan 
lugar a larvas infectivas en unos 5 días si hace calor, pero necesitan bastante más 
tiempo si hace frío, estas larvas infectivas pueden sobrevivir hasta 6 meses en los 
pastos. Tras ser ingeridas por el hospedador final al pastar, las larvas llegan al 
intestino delgado, se entierran en las criptas de la mucosa y completan su 
desarrollo a adultos. El período de prepatencia es de unas 3 semanas. Las larvas 
infectivas de T. axei son notablemente resistentes a condiciones ambientales 
adversas y pueden sobrevivir al invierno. Una vez en el abomaso del hospedador 
penetran en la mucosa y completan su desarrollo a adultos (Gráfico 5) (Liévano, 
H. et al. 2011). 
 
d. Daño, Síntomas y diagnóstico de Trichostrongylus 
 
Como otros helmintos del intestino delgado, Trichostrongylus daña la mucosa 
intestinal o estomacal (en el caso de T. axei) de los hospedadores lo que puede 
provocar enteritis, gastritis, diarrea, estreñimiento, debilidad, la pérdida de apetito 
y peso que pueden ser agudos si la infección es masiva y se desarrolla en un 
tiempo breve. Puede haber fatalidades en animales jóvenes fuertemente 
infectados. Como las infecciones son casi siempre mixtas, es difícil atribuir los 
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daños a una u otra especie. El diagnóstico de las infecciones de Trichostrongylus 
spp. es difícil de determinar, pues se asemejan mucho a otras especies próximas. 
Los síntomas clínicos más comunes son diarrea (a veces mucosa, líquida o 
sanguinolenta), estreñimiento, debilitamiento, inapetencia y a veces también 
anemia (Campos, et al. 1999). 
 
Gráfico 5. Ciclo de vida de Trichostrongylus. 
Fuente: Díaz, J. (2014). 
 
e. Control químico de infecciones de Trichostrongylus 
 
Para el tratamiento contra estos gusanos intestinales está recomendado utilizar 
benzimidazoles (albendazol, fenbendazol, oxfendazol, etc.), levamisol y las 
tetrahidropirimidinas (pirantel y morantel) con el objetivo de eliminar tanto larvas 
como adultos, ya que ambos estadios dañan la pared estomacal e intestinal 
(Munguía, X. 2010). 
 
4. Oesophagostomiasis 
 
Oesophagostomiasis es una enfermedad causada por gusanos redondos del 
género Oesophagostomum que parasita a rumiantes y porcinos en todo el mundo, 
si bien es más frecuente en regiones cálidas, húmedas tropicales y subtropicales, 
lo más habitual es que aparezcan en infecciones mixtas con otros nematodos 
gastrointestinales, pero Oesophagostomum no suele ser el gusano dominante en 
estos casos (Sievers, et al. 2002). 
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a. Localización de Oesophagostomum 
 
El órgano más habitado por los adultos es el intestino grueso (colon); las larvas se 
encuentran en nódulos entre el estómago y el intestino grueso (Junquera, P.  
2015). 
 
b. Descripción de Oesophagostomum 
 
Oesophagostomum alcanzan entre 15 y 20 mm de longitud: las hembras son 
mayores que los machos, la cabeza dispone de una gran vesícula cefálica, tienen 
una membrana exterior bastante delgada y los huevos alcanzan unas 60 a 100 
micras (Parra, D. et al. 1990). 
 
c. Biología y ciclo vital de Oesophagostomum 
 
Todas las especies poseen un ciclo vital directo, una vez fuera del hospedador, 
los huevos eclosionan a larvas del estadio I en las heces. Una semana más tarde 
aparecen las larvas infectivas del estadio III. Una vez ingeridos con el pasto por el 
hospedador final penetran en la pared intestinal y forman nódulos en cualquier 
lugar entre el intestino delgado y el intestino grueso. Tras cerca de una semana 
abandonan los nódulos y emigran al colon donde completan el desarrollo a 
adultos y se reproducen. El periodo de prepatencia es de 5 a 6 semanas (Gráfico 
6) (Polderman, A. et al. 2015). 
 
d. Daños, síntomas y diagnóstico de Oesophagostomum 
 
Oesophagostomum es muy nocivo para los bovinos, sobre todo para animales 
jóvenes menores de 2 años para los que una infección masiva puede ser fatal, lo 
mismo ocurre con O. columbianum para los corderos. Las larvas infectivas 
perforan la pared intestinal y el hospedador responde a esta herida produciendo 
nódulos del tamaño de un guisante. Esto afecta notablemente la fisiología 
intestinal, sobre todo  en la absorción de líquidos, lo que da lugar a diarreas. 
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También pueden verse afectados la digestión, la defecación, y puede darse 
enteritis. A veces los nódulos revientan hacia el interior de la cavidad abdominal 
provocando infecciones bacterianas mortales. 
 
Las infecciones agudas causan fiebre, pérdida de apetito y de peso, colitis, fuerte 
diarrea acuosa o mucosa que puede ser verde oscura o negra. Las infecciones 
crónicas producen anemia y edema, lo que resulta en un debilitamiento notable de 
los animales (Balic, A. et al. 2000). 
 
 
Gráfico 6. Ciclo de vida del Oesophagostomum sp. 
Fuente: Dildo, M. et al. (2017) 
 
e. Control Químico de Infecciones de Oesophagostomum 
 
Los antihelmínticos de amplio espectro como los benzimidazoles y el levamisol 
son eficaces contra adultos y larvas de este gusano, los endectocidas como la 
abamectina, doramectina, ivermectina, moxidectina, etc. son eficaces contra los 
adultos de Oesophagostomum, así como contra las larvas en los nódulos. 
(Sonstegard, et al.  2001). 
 
I. DESPARASITANTES Y RESISTENCIA 
 
La resistencia parasitaria es la capacidad que adquieren los parásitos de resistir a 
los tratamientos con productos que intentan eliminarlos. El desarrollo de 
resistencia 
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a los productos por parte de los nemátodos que parasitan a los bovinos, parece 
estar incrementándose rápidamente. Las principales causales de resistencia 
deben establecerse, entre otras, en la frecuencia de dosificaciones, en especial 
cuando la carga parasitaria del campo es baja, generalmente en verano. En este 
sentido, es posible que los primeros casos de resistencia se presentan en 
aquellos establecimientos que tienen un alto número de desparasitaciones 
anuales con el mismo principio activo, independientemente de las necesidades 
reales de los mismos (INTA. 2017). 
 
Otro aspecto que reduce el margen de utilización de los fármacos es el grado de 
resistencia que los parásitos presentan ante estos y que debido al uso 
desmesurado por parte de los productores se traduce en una efectividad muy 
reducida para mermar la población parasitaria existente (Burke, J. 2005). 
 
Van Wyk, et al. (2001), indican que aún el desparasitante más seguro no alcanza 
el 100% de efectividad. En el momento que se medica un animal infestado y se 
sigue de manera estricta la dosis recomendada no toda la población localizada en 
el tracto digestivo del animal es eliminada, hay un remanente de individuos que 
resultó inmune al efecto de la droga, este grupo trasmite esa inmunidad a nuevas 
cepas que resultan inalterables a la acción de estos productos (Kumba, F. 2002). 
 
Para potencializar el efecto de los desparasitantes, los productores han apostado 
a la práctica de combinar productos; sin embargo, en muchas ocasiones la 
combinación se hace utilizando productos de diferentes casas comerciales con el 
inconveniente de que el modo de acción de los ingredientes activos es el mismo o 
muy similar, el resultado es el incremento de la capacidad de resistencia de los 
parásitos a una gama más amplia de sustancias de manera simultánea (Kaplan, 
R. 2014). 
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III. MATERIALES Y MÉTODOS 
 
A. LOCALIZACIÓN Y DURACIÓN DEL EXPERIMENTO 
 
El presente trabajo se lo realizó en la hacienda “Mahanaim” del cantón Sucúa 
perteneciente a la Provincia de Morona Santiago. 
 
Las condiciones meteorológicas promedio del cantón Sucúa se detallan en el 
cuadro 3. 
 
Cuadro 3. CONDICIONES METEREOLÓGICAS DEL CANTÓN SUCÚA. 
PARÁMETROS VALORES 
Altitud 1000 m.s.n.m. 
Temperatura   26.8 ºC 
Precipitación 1800 - 2300 mm/mes 
Humedad relativa 86% 
Fuente: GAD - Sucúa (2017). 
 
B. UNIDADES EXPERIMENTALES  
 
Para la realización de la presente investigación se utilizaron un total de 70 bovinos 
de leche, distribuidos en las siguientes razas: 10 Brown Suis, 5 Girolando, 25 
Holstein y 30 Jersey. 
 
C. MATERIALES, EQUIPOS E INSTALACIONES 
 
1. Materiales Personales de Trabajo 
 
 Overol. 
 Botas. 
 Guantes. 
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2. Materiales Para la Toma de Datos y Mediciones Experimentales 
 
 Tablero. 
 Hojas para la toma de datos. 
 
3. Materiales para la Recolección de Muestras 
 
 Caja Enfriadora. 
 Frascos estériles. 
 Guantes. 
 70 tubos con anticoagulante EDTA.  
 70 tubos sin anticoagulante. 
 Agujas hipodérmicas. 
 
4. Instalaciones 
 
Se utilizaron las instalaciones de la Hacienda “Mahanaim” la cual cuenta con un 
corral, una manga y un establo que facilitaron la obtención de las muestras. 
Además, se utilizó el laboratorio de AGROCALIDAD de la ciudad de Macas para 
la obtención de suero sanguíneo, que posteriormente sería enviado a la ciudad de 
Quito para su respectivo análisis. 
 
D. MEDICIONES EXPERIMENTALES 
 
Las variables que se evaluaron en esta investigación fueron las siguientes: 
 
 Edad. 
 Sexo. 
 Raza. 
 Estado Fisiológico. 
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Análisis de Laboratorio: 
 
 Biometría Hemática. 
 Análisis Coproparasitario. 
 Análisis para la determinación de Hemoparásitos (Anaplasma sp. y 
Piroplasma sp.). 
 Determinación de Leptospirosis por el Método de Aglutinación Microscópica 
(MAT). 
 
E. ANÁLISIS ESTADÍSTICO Y PRUEBA DE SIGNIFICANCIA 
 
Los resultados obtenidos fueron sometidos a las siguientes pruebas estadísticas:  
 
 Procedimiento lineal GENMOD. 
 Coeficientes de Correlación Pearson. 
 
En los programas Excel Versión 2016 y Statistical Analysis Software 9.1 (SAS). 
 
F. PROCEDIMIENTO EXPERIMENTAL 
 
1. Descripción del Experimento 
 
Las actividades que se realizaron durante el desarrollo de la presente 
investigación se muestran a continuación: 
 
 Se tomó los datos generales de cada uno de los animales con ayuda del 
registro de la hacienda. 
 
 Se identificó a cada uno de los animales con una cinta verde en el cuello con 
su respectivo número. 
 
 Se recolectó la muestra de heces directamente del recto del animal. 
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 Se tomaron 2 tubos con 3 ml de sangre de cada animal, uno con EDTA para 
el análisis biométrico y hemoparásitos y el otro tubo sin antocoagulante para 
el análisis de Leptospirosis. 
 
 Se observó y tomó una fotografía de la conjuntiva ocular de los animales para 
poder darle una valoración con la tabla de FAMACHA. 
 
 Luego de la toma, las muestras se trasladaron al laboratorio de 
AGROCALIDAD de la ciudad de Macas, para poder rotularlas, centrifugarlas y 
prepararlas para su envió a la ciudad de Quito para la realización de los 
análisis correspondientes. 
 
 Finalmente se realizó la tabulación de datos de toda la información obtenida 
durante el transcurso del trabajo de campo de esta investigación, para su 
posterior interpretación y presentación. 
 
G. METODOLOGÍA DE EVALUACIÓN 
 
 Los datos como: estado fisiológico, edad y sexo fueron obtenidas mediante el 
registro de los animales de la hacienda. 
 
 La toma de muestras se realizó el mismo día y bajo las mismas condiciones, 
con esto se descartó alteraciones en los resultados de los exámenes. 
 
 El tipo de parásito y la carga parasitaria (hpg) fue determinada mediante el 
exámen coproparasitario Mc Master. 
 
 La biometría hemática fue determinada con el propósito de obtener datos 
como el hematocrito (%), hemoglobina (g/dl) y el número de glóbulos rojos 
(millones/mm3) de cada uno de los animales, factores que están considerados 
al momento de evaluar la técnica FAMACHA. 
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 El diagnóstico de hemoparásitos fue determinado por el método de tinción de 
Giemsa, descartando de la investigación animales positivos a Piroplasmosis o 
Anaplamosis, enfermedades que producen anemia y por ende podrían afectar 
la coloración de la conjuntiva y disminuir los valores sanguíneos de la 
Biometría Hemática. 
 
 El diagnóstico de Leptospirosis fue determinado con el examen de 
Aglutinación Microscópica, mediante los resultados de este análisis se 
descartó de la investigación, animales positivos a esta enfermedad. 
 
 Los valores de la técnica FAMACHA se determinaron mediante una guía ya 
establecida dándoles valores de 1 a 5 (Gráfico 1). 
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IV. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
A. ESTIMACIÓN DE LA APLICABILIDAD DE LA TÉCNICA FAMACHA EN 
LOS BOVINOS DE LA HACIENDA “MAHANAIM” 
 
Se utilizaron 70 animales de la Hacienda “Mahanaim” de los cuales se pudo 
observar la coloración conjuntival en 13 de ellos, lo que corresponde a un 
porcentaje de aplicabilidad del 18,57 %, como lo muestra el cuadro 4. Estos datos 
muestran una eficacia relativamente baja con respecto a lo que indican en sus 
estudios Van Wyk, J. y Bath, J. (2002), donde reportan un rango del 67 a 69 % de 
aplicabilidad en ovinos, por otro lado, Vatta, A. et al. (2001), en un estudio 
realizado durante los veranos de 1998 a 2000 en granjas caprinas de bajos 
recursos económicos, indica que FAMACHA demostró una aplicabilidad de 70 a 
80 %.   
 
Cuadro 4. ESTIMACIÓN DE LA APLICABILIDAD EN LOS BOVINOS. 
NÚMERO DE 
ANIMALES 
# OBSERVACIONES 
% DE 
APLICABILIDAD 
70 13 18,57 
 
Esta baja aplicabilidad pudiera deberse a que los bovinos tienen pigmentado el 
globo ocular y la periferia de la conjuntiva, así como también poseen un músculo 
retráctil (Klein, B. 2014), aspectos anatómicos que dificultaron darle una 
valoración a los semovientes de acuerdo con la escala gráfica de FAMACHA. 
 
B. APLICABILIDAD DE LA TÉCNICA FAMACHA CON RESPECTO A LAS 
SIGUIENTES VARIABLES 
 
1. Edad 
 
Con respecto a la variable edad, se analizaron 70 animales y mediante el análisis 
estadístico se obtuvo que: de 13 animales menores a un año se pudo aplicar la 
técnica FAMACHA en 1 de ellos correspondiendo a un 7 %; de 25 animales de 
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entre 1 y 2 años se pudo dar una valoración a 7 semovientes dando un 28 % y de 
32 animales mayores a 2 años se pudo dar un valor a 5 bovinos resultando un 
15,6 % (Cuadro 5). Estos valores sometidos a la prueba estadística de chi 
cuadrado determinaron que no existe diferencias significativas entre las edades 
de los bovinos. 
 
Cuadro 5. EFICACIA DE LA TÉCNICA FAMACHA DE ACUERDO A LA EDAD. 
EDAD N° OBSERVACIONES   % EE P valor 
<1 año 13            1   7 0,4317 0,0005 
1-2 años 25            7   28 1,069 0,4451 
> 2 años 32            5   15,6 0,4869 0,8252 
               P valor 0,6654 
E.E.: Error estándar. 
Prob. >0,05: no existen diferencias estadísticas. 
Prob. <0,05: existen diferencias significativas. 
 
 
Los resultados muestran que la aplicabilidad de la técnica es mayor en animales 
de 1 a 2 años, haciendo una relación con lo que menciona Konto, M. et al (2015), 
la eficiencia obtenida al usar la técnica FAMACHA en ovinos jóvenes y adultos de 
la raza Damara fue de 10 y 12 % respectivamente, y en ovinos jóvenes y adultos 
de la raza Barbados fue de 14 y 8 % en su orden. 
 
Cruz, M. (2010), menciona que los bovinos mayores de 2 años adquieren una 
relativa inmunidad a los parásitos gastrointestinales, esta podría ser la razón de la 
baja eficacia de la técnica FAMACHA en bovinos mayores de 2 años.  
 
2. Sexo 
 
Al analizar la variable sexo, mediante el análisis estadístico se determinó que de 
66 hembras observadas se pudo aplicar la técnica FAMACHA en 12 de ellas 
correspondiendo un 18.18 %. 
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De 4 machos existentes se aplicó la técnica en 1 de ellos correspondiendo un 
25 % (Cuadro 6). De igual manera estos valores sometidos a la prueba de chi 
cuadrado manifiestan que no existen diferencias significativas entre el sexo de los 
animales. 
 
Cuadro 6. EFICACIA DE LA TÉCNICA FAMACHA DE ACUERDO AL SEXO. 
SEXO N° OBSERVACIONE
S 
  % EE P valor 
Hembra 66           12  18,18 0,3186 0,5714 
Macho 4           1  25 1,2247 0,5123 
              P valor 0,5123 
E.E.: Error estándar. 
Prob. >0,05: no existen diferencias estadísticas. 
Prob. <0,05: existen diferencias significativas. 
 
Es importante mencionar también que en esta investigación hubo un número 
superior de hembras con relación a los machos, factor que podría afectar los 
resultados; esto se debe a que la hacienda “Mahanaim” es netamente productora 
de leche. 
 
3. Raza 
 
En lo que se refiere a la variable raza, se puede manifestar que mediante el 
análisis estadístico se obtuvo que en 30 animales de raza Jersey se pudo aplicar 
la técnica FAMACHA en 8 de ellos correspondiendo al 26.66 %; de 25 animales 
de raza Holstein se pudo dar una valoración a 3 animales significando un 12 %; 
de 10 animales de raza Brown Suiss se pudo dar un valor a 2 animales 
obteniendo un 20 % y de 5 animales de la raza Girolando no se pudo dar un valor 
a ninguno correspondiendo a un 0 % (Cuadro 7). Estos valores fueron sometidos 
a la prueba estadística de chi cuadrado donde se determinó que no existe 
diferencias significativas entre razas al aplicar la técnica. 
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Cuadro 7. EFICACIA DE LA TÉCNICA FAMACHA DE ACUERDO A LA RAZA. 
RAZA        N°  OBSERVACIONES % EE P VALOR 
Brown 
Suiss 
       10            2 20 0,7906 0,0143 
Girolando        5            0 0 144054 0,6744 
Holstein        25            3 12 0,6155 0,999 
Jersey        30            8 26,66 0,4129 0,1857 
                 
 
P valor 0,6241 
E.E.: Error estándar. 
Prob. >0,05: no existen diferencias estadísticas. 
Prob. <0,05: existen diferencias significativas. 
 
Al hacer referencia con lo que menciona Suárez, V. et al (2014), la eficacia de 
FAMACHA en caprinos de la raza Saanen es de 84.9 %, mientras que Arece, J. et 
al. 2007, indica valores de eficacia del 75 % en caprinos de la raza Anglo Nubian.  
Al analizar los resultados obtenidos en la presente investigación con las 
realizadas por Suarez y Arece se puede observar una notable disminución de la 
eficacia de la técnica FAMACHA en la especie bovina, esto podría deberse a la 
particularidad anatómica del globo ocular bovino mencionado anteriormente por 
Klein, B. (2014). 
 
4. Estado Fisiológico 
 
Al examinar la variable estado fisiológico, y al contar con 66 hembras de las 
cuales 6 se encontraban gestantes se determinó lo siguiente: 
 
De las 6 hembras gestantes solo se pudo aplicar la técnica FAMACHA en una de 
ellas obteniendo un 16.66 %; y de 60 hembras no gestantes se pudo aplicar a 12 
la técnica, correspondiendo a un 18.75 % (Cuadro 8). Estos valores fueron 
sometidos a la prueba estadística de chi cuadrado donde se determinó que no 
existe diferencias significativas. 
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Cuadro 8. EFICACIA DE LA TÉCNICA FAMACHA DE ACUERDO AL ESTADO 
FISIOLÓGICO. 
ESTADO N° 
OBSERVACIONE
S 
% EE P valor 
Gestantes 6 1 16,66 1,1108 0,9999 
Vacías 60 12 18,75 0,3203 0,9451 
    
P valor 0,9976 
E.E.: Error estándar. 
Prob. >0,05: no existen diferencias estadísticas. 
Prob. <0,05: existen diferencias significativas. 
 
Probablemente el estado de preñez de los animales podría influir al momento de 
otorgarles un valor en la guía de FAMACHA, ya que un animal gestante requiere 
de una demanda orgánica mucho mayor y por ende se reduce fisiológicamente el 
número de glóbulos rojos presentes en la sangre (Pimentel, G. et al. 2016). 
 
Considerar también que el número de hembras gestantes es menor al número de 
hembras no gestantes, particularidad que podría afectar los resultados finales. 
 
C. CORRELACIÓN ENTRE LA TÉCNICA FAMACHA, ANÁLISIS 
COPROPARASITARIO Y BIOMETRÍA HEMÁTICA 
 
1. Famacha – Análisis Coproparasitario – Biometría Hemática 
 
Al correlacionar FAMACHA, Carga Parasitaria y la Biometría Hemática se 
obtuvieron valores de correlación negativos lo que se traduce en que estos 3 
elementos no se ven influenciados entre sí (Cuadro 9). Se puede atribuir este 
hecho debido a que las cargas parasitarias de los 70 animales en estudio se 
categorizaron entre leves y moderados (500 – 3000 hpg), sumado a ello se 
observó que los valores hematológicos estaban ligeramente disminuidos (Anexo 3 
y 4). 
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Los bovinos con carga parasitaria no evidenciaron signos clínicos que indicasen 
anemia, no obstante, se realizó también otras pruebas como Leptospirosis, 
Anaplamosis y Piroplasmosis que también son causantes de dicha patología. 
 
En lo que concierne al análisis de Leptospirosis todos los individuos resultaron 
negativos; mientras que en el análisis de Hemoparásitos 9 animales resultaron 
positivos a Anaplasma centrale (ver Anexo 1), pero cabe indicar que en los 
mismos no se pudo aplicar la técnica FAMACHA por la pigmentación de la 
conjuntiva. 
 
Cuadro 9. CORRELACIÓN ENTRE FAMACHA, CARGA PARASITARIA Y 
BIOMETRÍA HEMÁTICA. 
VARIABLE GR HBNA HTO CARGA 
PARASITARIA 
FAMACHA 
GR 1         
Hbna -0,031 1       
Hto 0,747 0,189 1     
Carga 
Parasitaria 
0,257 -0,251 0,198 1   
Famacha -0,058 -0,266 -0,135 0,398 1 
GR: Glóbulos Rojos 
Hbna: Hemoglobina 
Hto: Hematocrito 
 
Es importante recalcar que el análisis coproparasitario demostró que el parásito 
más frecuente fue Eimeria sp. con una carga promedio de 3000 hpg (Anexo 3). 
López, J. (2011), indica que para considerar grave una parasitosis provocada por 
Eimeria sp. un bovino debe tener una carga superior a 100.000 hpg, por lo tanto, 
no podemos asociar la leve disminución de los valores hematológicos por la carga 
parasitaria. 
 
Como menciona Villareal, L. (2014), pueden existir múltiples factores que pueden 
provocar anemias en los bovinos como las parasitosis gastrointestinales, pero en 
este estudio no existe correlación entre la carga parasitaria, los valores de 
hematocrito y hemoglobina, sin embargo existen otras patologías que pueden 
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provocar anemias en bovinos tales como: ulceras gastrointestinales, 
coagulopatías, neoplasias sangrantes, trombocitopenia, defectos en la función 
plaquetaria, entre otros, patologías que podrían ser las causantes de la 
disminución de los valores hematológicos de los animales en estudio.  
 
Además, no se observó ninguna asociación entre el color de la conjuntiva ocular y 
el valor de hematocrito (cuadro 9), lo cual imposibilita el uso de este criterio en la 
selección de animales a ser tratados con el antihelmíntico, tal como lo reportado 
por García, S. et al. (2005). 
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V. CONCLUSIONES 
 
 La aplicabilidad de la técnica FAMACHA fue de un 18.57 %, donde solamente 
a 13 animales de un total de 70 se pudo dar una valoración de la guía de 
FAMACHA. 
 
 Los valores de la biometría hemática y estado de salud en general de los 
animales no se vieron afectados por la carga parasitaria.  
 
 Las cargas parasitarias determinadas mediante los análisis coproparasitarios 
fueron leves fluctuando entre 500 y 3000 (hpg). 
 
 No existe una correspondencia entre la técnica FAMACHA y la carga 
parasitaria de los animales en estudio. 
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VI. RECOMENDACIONES 
 
 Ante la baja aplicabilidad de la técnica FAMACHA, se recomienda la 
realización de exámenes coproparasitarios periódicos para seleccionar los 
animales que requieren el respectivo tratamiento. 
 
 Observar mucosas alternativas como pueden ser la bucal o la vaginal, lo cual 
pudiera aumentar la sensibilidad de la técnica.  
 
 Realizar otros estudios similares para validar y corroborar los resultados 
obtenidos en esta investigación.  
 
 En vista de que los estudios muestran cargas parasitarias leves, y que los 
animales no presentaron ningún síntoma, se podría proponer estudios sobre 
la inmunotolerancia que han desarrollado los mismos contra los parásitos en 
esta zona. 
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ANEXOS 
 
 
 1. Resultados del análisis de hemoparásitos. 
 
 
  
 
 
 2. Resultados del análisis de leptospirosis. 
 
  
  
 
 3. Resultados del análisis coproparasitario. 
 
 
  
 
 
 4. Resultados de las biometría hemática. 
 
 
  
 
  
 
 
  
 
 
  
 
 
  
 
 
  
 
 
  
 
  
 
 
  
 
  
